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Avaliação da Infecção por Morbilivírus em Cetáceos Arrojados na Costa 
Portuguesa 
 
O Dolphin morbilivírus (DMV) e o Porpoise morbillivirus (PMV) são membros da subfamília 
Paramyxovirinae, família Paramyxoviridae. Estes vírus são importantes nos cetáceos uma vez que 
em conjunto com outros factores podem afectar a sobrevivência destas espécies, havendo registos 
de epidemias em animais marinhos desde 1987. Até agora, não havia informação a este respeito 
relativa a animais arrojados na costa portuguesa. Neste trabalho realizou-se um rastreio de 
antigéneo viral em amostras recolhidas em cetáceos arrojados disponibilizadas pela Rede Nacional 
de Arrojamentos e pelo CRAM-Q – Centro de Reabilitação de Animais Marinhos de Quiaios. 
Amostras de pulmão e cérebro (n=40) foram recolhidas entre 2004 e 2011 de 25 Delphinus delphis, 
4 Globicephala sp, 8 Stenella coeruleoalba, 2 Phocoena phocoena e 1 Mesoplodon mirus. Após 
extrecção de ARN total as amostras foram testadas por rt-PCR convencional. Os primers foram 
escolhidos através de http://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-blast/ e amplificam fragmentos 
com 550 pb do gene M do DMV. Obtiveram-se três amostras positivas que foram sequenciadas e a 
sua especificidade foi confirmada na base de dados da NCBI 
(http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi) e as amostras mostraram partilhar 99% de homologia com 
as duas sequências disponíveis para o gene M do DMV. Assim, 7,5% dos animais foram positivos a 
ácido nucleico (dois Stenella coeruleoalba de 2007 e 2011 e um Globicephala melas de 2008). 
Para a análise de anticorpos utilizou-se um kit de ELISA para detecção de anticorpos anti-esgana de 
cão da Ingezim e analisaram-se 37 amostras. Para substituição do anticorpo anti-espécie conjugado 
utilizou-se a proteína-A conjugada com a peroxidase devido à afinidade desta proteína para a 
fracção Fc dos anticorpos. Obtiveram-se 8 amostras seropositivas, representando 21,6% das 
amostras. Com este trabalho conclui-se que há circulação de morbilivírus nas populações de 
odontocetes que arrojam em Portugal. 
 








Evaluation of Morbilivirus Infection in Cetaceans Stranded Along the 
Portuguese Coast 
 
Dolphin morbillivirus (DMV) and porpoise morbillivirus (PMV) are members of the subfamily 
Paramyxovirinae, family Paramyxoviridae. These virus can have a major impact in cetacean 
populations specially when combined with other stress factors. It was reported in cetaceans for the 
first time in 1987 and until now there was no available information about this virus in animals 
stranded in the portuguese coast. 
In this study a survey was conducted in order to detect viral antigen in samples from stranded 
cetaceans that were provided by the portuguese national strandings network and by CRAM-Q – 
Rehabilitation Centre for Marine Animals - Quiaios. 
Samples of lung and brain (n=40) collected between 2004 and 2011 were tested: 25 Delphinus 
delphis, 4 Globicephala sp., 8 Stenella coeruleoalba, 2 Phocoena phocoena and 1 Mesoplodon 
mirus. 
After total RNA extraction these samples were tested by conventional one-step RT-PCR and the 
primers targeting a 550 bp fragment included in the M gene of the DMV/PMV genome were chosen 
by the Primer Designing Tool available through http://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-blast/. 
The expected amplicon was detected in the lung samples of two Sc and one Gm, collected in 2007, 
2011 and 2008 respectively. After sequencing its specificity was confirmed against the NCBI 
nucleotide database (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi) sharing 99% homology with the two 
available sequences of DMV M gene. 
In order to detect antibodies anti-DMV an ELISA kit for CDV antibodies (Ingezim) was used and a 
total of 37 samples were tested. The kit was adapted and protein-A peroxidase was used istead of 
the conjugated serum provided since this protein has afinity to bind to the Fc fraction of mammalian 
imunoglobulins. 21,6% (n=37) of the samples were considered to be positive. This study allowed 
the confirmation of Morbillivirus circulation among the cetacean populations that strand in 
Portugal. 
 






Lista de Comunicações Científicas 
 
 
Deste trabalho resultou um poster científico apresentado no Congresso Microbiotec’11 que teve 
lugar nos dias 1-3 de Dezembro de 2011 na Universidade do Minho, Braga: 
 
 
 Bento, C.; Duarte, A.; Ferreira, M.; Afonso, F.; Vingada, J.; Tavares, L.; Dolphin 
morbillivirus in Portugal: first report in stranded cetaceans. Congresso Microbiotec 2011, 1-













Lista de comunicações científicas……………………………………………………………………v 
Índice……………………………………………………………………....………..…..vi, vii, viii, ix 
1. Introdução .................................................................................................................................................. 1 
1.1. Estágio curricular ........................................................................................................... 1 
1.2. Cetáceos na costa portuguesa ........................................................................................ 6 
1.2.1. Stenella coeruleoalba (Meyen, 1833) (Golfinho-riscado). ........................................................ 7 
1.2.2. Delphinus delphis (Linnaeus, 1758) (Golfinho comum). .......................................................... 9 
1.2.3. Phocoena phocoena (Linnaeus, 1758) (Bôto). ........................................................................ 10 
1.2.4. Globicephala melas e macrorhynchus (Traill, 1809) - Globicephala sp. (Baleia piloto). ...... 11 
1.2.5. Mesoplodon mirus (True, 1913) (Baleia-de-bico). .................................................................. 13 
1.3. Morbilivírus ................................................................................................................. 14 
1.3.1 Caracterização ......................................................................................................................... 14 
1.3.2. Epidemiologia .......................................................................................................................... 17 
1.3.3 Patogénese ............................................................................................................................... 22 
1.3.4 Patologia, sinais clínicos e diagnóstico ................................................................................... 23 
2 Materiais e Métodos ................................................................................................................................ 26 
2.1.  Amostras e seu processamento ........................................................................................ 26 
2.3 Extracção de ARN e detecção de antigénio ................................................................. 28 
2.4 Processamento de amostras e detecção de anticorpos ................................................. 31 
2.5 Histologia e Imunohistoquímica .................................................................................. 32 
3 Resultados ................................................................................................................................................ 34 
x 
 
3.1. RT-PCR (Reverse Transcriptase Polymerase Chain Reaction) ....................................... 34 
3.3 Elisa ............................................................................................................................. 37 
3.4 Histologia e imunohistoquímica .................................................................................. 39 
4 Discussão e conclusões ............................................................................................................................ 42 
Bibliografia ...................................................................................................................................................... 50 
Anexo 1 – Ficha de biometria de cetáceos utilizado em todas as necrópsias. ................................................. 62 
Anexo 2 – Ficha de recolha de amostras que é utilizada como guia de recolhas para todas as necrópsias de 
cetáceos............................................................................................................................................................ 64 
Anexo 3 – Ensaios realizados às amostras de macerados de pulmão dos 37 cetáceos analisados por ELISA 
para detecção de anticorpos anti-CDV. ........................................................................................................... 66 
Anexo 4 – Resumo da comunicação científica apresentada no Congresso Microbiotec’11 de 1-3 de 
Dezembro na Universidade do Minho e comprovativo de aceitação. ............................................................. 68 
 
 
Índice de tabelas 
 
Tabela 1- Espécies susceptíveisde aos morbilivírus e doença causada (Adaptado de Fenner Veterinary 
Virology). ........................................................................................................................................................ 14 
Tabela 2- Glicoproteínas que constituem os morbilivírus e suas funções. ...................................................... 17 
Tabela 3 - Espécies e número de animais utilizados neste trabalho. ............................................................... 26 
Tabela 4 - Listagem de amostras utilizadas neste trabalho (ano, espécie e materiais utilizados) e 
quantificação de ARN total e dos volumes necessários para uma reacção de 50 ng. ...................................... 28 




Índice de Ilustrações 
 
Imagem 1- Exemplos de animais arrojados na nossa costa em cujas necrópsias cooperei: a - Balaenoptera 
acuturorostrata (Baleia anã); b - Caretta caretta (Tartaruga-boba). ................................................................... 2 
Imagem 2 - Simulacro da marinha portuguesa de um derrame de petróleo ao largo da costa da Figueira da 
Foz no qual se inclui uma simulação de um arrojamento vivo de um golfinho. ............................................... 3 
xi 
 
Imagem 3 - Ilustração representativa de golfinhos riscados (Stenella coeruleoalba) (retirado de 
http://www.iim.fh-koeln.de/webterm/deuterm/WaleEDS/). .......................................................................... 7 
Imagem 4 - Mapa da distribuição mundial da espécie Stenella coeruleoalba (retirado de 
http://www.cms.int/reports/small_cetaceans/). .................................................................................................. 8 
Imagem 5 - Ilustração representativa de um golfinho comum (Delphinus delphis) (retirado de 
http://www.iim.fh-koeln.de/webterm/deuterm/WaleEDS/). .......................................................................... 9 
Imagem 6 - Mapa da distribuição mundial da espécie Delphinus delphis (retirado de 
http://www.cms.int/reports/small_cetaceans/). ................................................................................................ 10 
Imagem 7 - Ilustração representativa de um bôto (Phocoena phocoena) (retirado de http://www.iim.fh-
koeln.de/webterm/deuterm/WaleEDS/). .......................................................................................................... 10 
Imagem 8 - Mapa da distribuição mundial da espécie Phocoena phocoena (retirado de 
http://www.cms.int/reports/small_cetaceans/). ................................................................................................ 11 
Imagem 9 - Ilustração representativa de baleias piloto (Globicephala melas) (retirado de http://www.iim.fh-
koeln.de/webterm/deuterm/WaleEDS/). .......................................................................................................... 11 
Imagem 10 - Mapa da distribuição mundial da espécie Globicephala melas (a) e Globicephala macrorynchus 
(b), respectivamente (retirado de http://www.cms.int/reports/small_cetaceans/). ........................................... 12 
Imagem 11 - Ilustração representativa de uma baleia de bico de True (Mesoplodon mirus) (retirado de 
http://www.iim.fh-koeln.de/webterm/deuterm/WaleEDS/). ........................................................................ 13 
Imagem 12 - Mapa da distribuição mundial da espécie Mesoplodon mirus (retirado de 
http://www.cms.int/reports/small_cetaceans/). ................................................................................................ 13 
Imagem 13 - Representação esquemática de um virião de morbilivírus (Adaptado de Fenner Veterinary 
Virology). ........................................................................................................................................................ 15 
Imagem 14 - Representação esquemática do virião dos morbilivírus com as glicoproteínas que o constituem 
e do seu genoma (adaptado de http://viralzone.expasy.org). A Transcrição viral ocorre num gradiente, 
devido à actividade da RNA polimerase que transcreve os genes localizados no extremo 3’do genoma em 
maiores quantidades do que os genes localizados no extremo 5’. ................................................................. 17 
Imagem 15 - Mapa mundial com identificação dos eventos mais importantes na história dos morbilivírus 
que afectam animais marinhos: Lago Baikal, Mar do Norte, Mar Báltico, Irlanda, Costa este dos EUA, Golfo 
do México, Mediterrâneo e Mar Negro. ......................................................................................................... 21 
Imagem 16 - Árvore filogenética baseada na análise de sequências de regiões altamente conservadas do 
gene P dos diferentes morbilivírus. (Retirado de Grant 2008)........................................................................ 22 
Imagem 17 - Distribuição por sexos dos animais utilizados neste trabalho. ................................................... 27 
Imagem 18 - Maturidade sexual dos animais utilizados neste trabalho. ......................................................... 27 
Imagem 19 - Gel de agarose a 2% com 2,5% de gel RED: 1 – DD/137/2011; 2 – DD/141/2011; 3 – 
DD/156/2011; 4 – SC/159/2011; 5 – DD/160/2011; 6 – DD/162/2011; 7 – DD/166/2011; 8 – DD/167/2011; 
xii 
 
9 – SC/13/2007; 10 – SC/15/2007; 11 – SC/21/2007; 12 – GM/35/2008; 13 – GM/19/2009; 14 – 
GM/47/2009; 15 e 16 – controlos negativos; M -  marcador. ......................................................................... 34 
Imagem 20 - Gel de agarose correspondente à amplificação das bandas obtidas anteriormente : 1 e 2 – 
controlo negativo; 3 – GM/42/2008; 4 – DD/186/2011; 5 – SC/257/2011; M – marcador. ............................ 35 
Imagem 21 -  Alinhamento nucleotídico das amostras 15SC2007, 257SC2011 e 42GM2008 com as 
sequências homologas de DMV disponiveis na base de dados do Genebank, através dos seus números de 
acesso AJ608288 (DMV complete genome) e Z30087 (DMV, M mRNA for structural protein). A sequência 
consenso é apresentada. (Programa Pileup e Pretty, GCG Winsconsin Package V10.0, disponível através do 
PEN, IGC. ........................................................................................................................................................ 36 
Imagem 22 - Resultados dos ensaios de ELISA realizados ás amostras agrupados por espécie. .................... 38 
Imagem 23 - Percentagem de machos e fêmeas com Ac detectáveis pelo kit anti-CDV utilizado no ensaio 
ELISA realizado. ............................................................................................................................................. 38 
Imagem 24 - Imagens de microscópio óptico com ampliação de 100x e de  400x  de cortes histológicos de 












O presente trabalho foi o resultado de um estágio curricular inserido no Mestrado Integrado 
em Medicina Veterinária da Faculdade de Medicina Veterinária da Universidade Técnica de 
Lisboa (FMV-UTL). O estágio teve a duração de seis meses e foi realizado entre Janeiro e 
Junho de 2011 no Centro de Reabilitação de Animais Marinhos de Quiaios e no Laboratório 
de Virologia e de Anatomia Patológica da Faculdade de Medicina Veterinária, Universidade 
Técnica de Lisboa, sob a orientação da Professora Ana Duarte e com co-orientação do 
Professor Fenando Afonso. Parte do trabalho foi desenvolvido com o apoio do projecto 
SAFESEA - Sustentabilidade das Artes de pesca locais e promoção de um mar seguro para os 
cetáceos, financiado pelo programa EEA Grants. 
No Centro de Reabilitação de Animais Marinhos de Quiaios assisti e cooperei em necrópsias 
realizadas a cetáceos arrojados na costa portuguesa, em especial na zona norte e centro; assisti 
e colaborei na reabilitação de animais marinhos que foram admitidos no centro neste período, 
maioria dos quais tartarugas marinhas da espécie Caretta caretta; assisti e realizei 
procedimentos médicos ao golfinho comum que se encontra no centro com o objectivo de 
monitorizar e assegurar a sua reabilitação. 
 
O processamento das amostras recolhidas, com o objectivo de avaliar a presença de Dolphin 
Morbillivirus (DMV) em materiais biológicos recolhidos e armazenados no banco de tecidos 
do Centro de Reabilitação de Animais Marinhos de Quiaios foi efectuado no laboratório de 
virologia da FMV-UTL, para detecção molecular de DMV, no laboratório de Anatomia 
Patológica para observação de lesões microscópicas nos tecidos e no Laboratório Nacional de 
Investigação Veterinária para detecção de anticorpos. 
 
Durante os 6 meses que durou ou meu estágio, cooperei na recolha de animais arrojados e  nas 
necrópsias a animais das espécies: Delphinus delphis (golfinho comum), Tursiops truncatus 
(roaz), Stenella coeruleoalba (golfinho riscado), Phocoena phocoena (bôto), Balaenoptera 




(baleia de bico). Cooperei ainda nas necrópsias de aves marinhas da espécie Morus bassanus 
(ganso-patola) e Alca torda (torda-mergulheira) e de tartarugas marinhas das espécies Caretta 
caretta (tartaruga-boba) e Dermochelys coriacea (tartaruga-de-couro). 
 
Imagem 1- Exemplos de animais arrojados na nossa costa em cujas necrópsias cooperei: 





No âmbito das actividades relacionadas com o centro de reabilitação, cooperei na reabilitação 
de animais das seguintes espécies: Larus spp. (gaivotas), Morus bassanus (gansos-patola), 
Halichoerus grypus (foca-cinzenta), Caretta caretta (tartaruga-boba), Delphinus delphis 
(golfinho-comum), entre outros. Durante os 6 meses do meu estágio deram entrada no 
CRAM-Q 51 animais, 23 dos quais foram libertados após concluirem o processo de 




animais morreram durante a reabilitação, sendo que nos outros casos a morte ocorreu durante 
o transporte para o centro. Houve ainda um caso de um animal que foi transferido para outro 
centro de reabilitação. Dos animais referidos, a marioria eram da espécie Caretta caretta 
(tartaruga-boba) e gaivotas, de diversas espécies (Larus spp.). As actividades realizadas 
incluíram cooperação na decisão de medicações e procedimentos veterinários, recolhas de 
sangue e biometrias, interpretação de análises complementares e identificação de animais pré-
libertação pela aplicação de microchips, satellite tags, entre outros. Tive ainda o previlégio de 
participar em acções de libertação de animais que concluíram com sucesso o processo de 
reabilitação, nomeadamente no caso de duas tartarugas marinhas da espécie Caretta caretta 
que se encontravam em reabilitação no CRAM-Q durante o período em que decorreu o meu 
estágio, cuja rota foi seguida após libertação por satélite por um período aproximado de três 
meses. 
Participei ainda noutras actividades, como foi o caso de um simulacro de derrame de petróleo 
realizado pela Marinha Portuguesa em colaboração com outras entidades e no qual foi 
incluído um arrojamento vivo de um golfinho (imagem 2). 
 
 
Imagem 2 - Simulacro da marinha portuguesa de um derrame de petróleo ao largo da 








Entre Janeiro e Junho de 2011 participei na recolha de 116 cetáceos que arrojaram em praias 
pertencentes a 6 distritos do litoral português: Aveiro, Coimbra, Leiria, Lisboa, Porto e Viana 
do Castelo. Dos arrojamentos em que colaborei, a maioria (34,5%) registaram-se no distrito 
de Coimbra, 23,3% no distrito do Porto e 24,4% em Aveiro. 
Apenas 2,6% destes arrojamentos ocorreram no distrito de Lisboa, 5,2% em Viana do Castelo 
e 10,3% em Leiria. Destes animais, em pelo menos 53% dos casos a necrópsia foi realizada na 
totalidade, sendo que nos outros casos a decompsição do corpo não permitiu a realização de 
necrópsia completa.  
 
Nas necrópsias em que cooperei os animais foram identificados com um código que inclui a 
espécie e o ano em que arrojaram e é-lhes atribuída uma ficha de necrópsia na qual se 
registam as biometrias do animal, o sexo, a espécie (sempre que é possível determinar por 
observação directa), o local onde arrojou e as coordenadas, o tipo de terreno envolvente e as 
condições em que foi encontrado (Anexo I). São registadas quaisquer marcas externas 
(pigmentação, cicatrizes, marcas de rede ou cabos, cortes, predação, abrasões ou lacerações, 
lesões tipo tattoo) e os olhos, boca e orifícios genital e anal são observados para detecção de 
descargas purulentas ou sanguinolentas e lesões tipo couve-flor ou úlceras que, caso existam, 
são recolhidas. No decorrer da necrópsia são recolhidos materiais para histologia, virologia, 
genética, toxicologia e qualquer outro material que se considere necessário segundo uma ficha 
de recolha de material (Anexo II). 
 
Das necrópsias a que assisti no período do meu estágio 73% foram de Golfinhos Comuns 
(Delphinus delphis) sendo esta a espécie que arroja na nossa costa com maior frequência. As 
outras necrópsias foram de Bôtos (Phocoena phocoena) (13%), de Golfinhos Riscados 
(Stenella coeruleoalba) (3%) e apenas 2 animais da espécie Balaenoptera Acutororostrata 
(Baleia anã).  
Para além do período em que decorreu oficialmente o meu estágio curricular, assisto e 
colaboro com a Sociedade Portuguesa de Vida Selvagem e com o Centro de Reabilitação de 
Animais Marinhos de Quiaios desde 2010, tendo já acompanhado necrópsias em outras 
espécies animais, como Baleias Comuns e Baleias de Bico de True. Além disso, colaborei em 
respostas a alertas de arrojamentos vivos, tendo colaborado na recolha e eutanásia de alguns 
animais que não tinham condições para passarem pelo processo de reabilitação, como foi o 





As necrópsias realizadas permitem a determinação de uma série de parâmetros importantes 
para a caracterização da população de animais arrojados na nossa costa. A determinação da 
idade é feita pela observação microscópica dos dentes quando estes existem (odontocetes): 
são recolhidos 5 dentes da zona central da mandíbula inferior esquerda e são colocados num 
recipiente com tampa com álcool a 70˚. São recolhidos outros 5 dentes da mesma zona que 
são colocados em sacos hermeticamente fechados e congelados a -20˚C. São recolhidas 
amostras de pele, blubber e músculo da região dorsal, logo abaixo da barbatana dorsal que são 
congeladas a -20˚C. A pele é recolhida para frascos com tampa e colocada em álcool para 
análises genéticas. Os órgãos internos são recolhidos e congelados a -20˚C e conservados em 
formol a 10%. Sempre que se observam parasitas na necrópsia estes são recolhidos para 
identificação e análises toxicológicas respectivamente em álcool e congelados. Os materiais 
para virologia são recolhidos e conservados em RNA later (Qiagen
®






1.2.  Cetáceos na costa portuguesa 
 
 
A informação sobre os cetáceos que ocorrem nas águas Portuguesas é limitada, sendo 
maioritariamente classificados como insuficientemente conhecidos (Cabral, et al., 2006). Em 
Portugal continental estão identificadas pelo menos 19 espécies de mamíferos marinhos, 
sendo os cetáceos odontocetes os mais frequentes (Teixeira, 1979) e que constituem a 
totalidade dos animais analisados neste trabalho. A sua distribuição e ocorrência é quase 
exclusivamente baseada em dados de arrojamentos existindo um registo sistemático dos 
arrojamentos de mamíferos marinhos, desde 1977, efectuado por entidades oficiais e 
particulares que depois canalizam os dados para o Instituto da Conservação da Natureza 
(Sequeira, Inácio, & Reiner, 1992).  
No decreto lei 263/81 de 3 de Setembro é referida a importância dos mamíferos marinhos no 
ecossistema marinho e na manutenção das cadeias alimentares e é sublinhada a necessidade 
de adoptar medidas de protecção devido ao decréscimo das populações de algumas espécies. 
Este decreto proíbe a captura intencional e transporte destes animais. A transposição da 
directiva Habitats para a legislação portuguesa também prevê a protecção de cetáceos em 
águas portuguesas (decreto lei 140/99 de 24 de Abril com a redacção dada pelo decreto lei 
49/2005 de 24 de Fevereiro). 
 
As população de cetáceos que habitam as águas portuguesas sofrem grandes pressões por 
parte das actividades do Homem, à semelhança do que acontece em outros países. As capturas 
acidentais em artes de pesca, a poluição e a degradação generalizada dos seus habitats bem 
como a exploração directa de determinadas espécies ameaçam as populações de cetáceos 
(Reeves, Smith, Crespo, & Nortobartolo di Sciara, 2003). 
Para além de factores extrínsecos há factores intrínsecos que afectam estas espécies como 
taxas de reprodução baixas, estruturas sociais complexas, entre outros, que os tornam mais 
vulneráveis ás actividades humanas (Simmonds, 1994). 
Se tivermos este quadro em consideração podemos compreender que doenças infecciosas 
associadas a altas taxas de mortalidade, como os morbilivírus, podem ter efeitos devastadores 






O conhecimento acerca das espécies marinhas não é tão vasto como o nosso conhecimento 
das espécies terrestres; Em alguns casos resulta apenas de dados de arrojamento (Reid, Evans, 
& Northridge, 2003). 
Segundo os dados preliminares divulgados na newsletter do projecto Safesea (2010) acerca de 
arrojamentos em Portugal, entre os anos 2000 e 2009 registaram-se 744 arrojamentos de 13 
espécies de cetáceos. Destes, a maioria pertence à ordem Odontocetes, sendo a espécie mais 
frequente o golfinho-comum com 62,1% dos arrojamentos, seguido do bôto com 12,6%. O 
golfinho-riscado representa apenas cerca de 3,9% dos arrojamentos. As baleias-piloto e as 
baleias-de-bico têm percentagens de arrojamento inferiores sendo que as baleias-de-bico 
(ordem mesoplodon) são consideradas ocasionais nas águas continentais portuguesas. 
Para compreender o possível impacto que doenças infecciosas ou outras pressões de selecção 
possam ter nestes animais é importante conhecer a sua ecologia e distribuição. 
 
 
1.2.1.  Stenella coeruleoalba (Meyen, 1833) (Golfinho-riscado). 
 
 







Os Golfinhos-riscados (imagem 1) encontram-se em águas temperadas, subtropicais e 
tropicais com uma distribuição cosmopolita (imagem 2). São maioritariamente pelágicos 




No NE-Atlântico são geralmente encontrados em águas profundas a mais de 1000 metros de 
profundidade) para lá da plataforma continental (Perrin, Wilson, & Archer, 1994). 
Em termos morfométricos o esqueleto dos golfinhos-riscados sofre apenas variações ligeiras e 
praticamente nenhuma alteração de côr ou padrão entre as várias localizações geográficas. Há 
no entanto alterações significativas no tamanho corporal entre populações do Atlântico Norte, 
do Mediterrâneo Noroeste e do Mediterrâneo Sudoeste (Rice, 1998). Análises ao ADN 
mitocondrial sugerem que as populações do Atlântico nordeste (NE-Atlântico) e do 
Mediterrâneo são distintas (García-Martinez, Moya, Raga, & Latorre, 1999). Também Bourret 
em 2007 sugere que existem diferenciações significativas entre populações do Mediterrâneo e 
do Atlântico com base em cinco microssatélites. 
No Mediterrâneo Oeste e Central esta é a espécie de cetáceos mais frequente (Perrin, Wilson, 
& Archer, 1994 e Reyes, 1991). Após o surto de DMV dos anos noventa a população 
estimada nesta zona era de 225000 indivíduos e na zona da Baía de Biscaia a população 
estimada em 1993 era de 74000 indivíduos (Goujon, 1996). 
 
 









1.2.2. Delphinus delphis (Linnaeus, 1758) (Golfinho comum). 
 
 







No que diz respeito aos golfinhos comuns (imagem 3) estes têm uma distribuição vasta mas 
descontinuada em águas tropicais e temperadas do Atlântico, Pacífico e Índico (imagem 4). 
A sua distribuição total é incerta devido ao facto de a sua classificação taxonómica ter sido 
alvo de bastante controvérsia durante muitos anos. 
A variedade de fenótipos das espécies do género Delphinus levou a que ao longo dos anos 
mais de 20 espécies fossem propostas (Carwardine, 1995). Hoje, considera-se que este género 
tem pelo menos duas espécies: o golfinho-comum de bico curto que tem uma distribuição 
maioritariamente offshore (D. delphis) e o golfinho-comum de bico comprido (D. capensis) 
que habita maioritariamente águas costeiras. 
O golfinho-comum é geralmente encontrado onde as temperaturas da água à superfície estão 








1.2.3. Phocoena phocoena (Linnaeus, 1758) (Bôto). 
 






Os bôtos (imagem 5) são encontrados em águas de climas temperados frios e subpolares do 
hemisfério norte (Jefferson, Leatherwood, & Webber, 1993). 
Segundo um estudo realizado por Rosel, Tiedemann, e Walton (1999) que examinou ADN 
mitocondrial de bôtos em várias áreas do Atlântico estes animais parecem não se movimentar 
muito ao longo do Atlântico. Os bôtos estão limitados a águas costeiras da plataforma 




se normalmente em grupos pequenos de menos de oito animais mas podem agrupar-se em 
grupos de 50 ou de algumas centenas de animais para migrações ou para se alimentarem 
(Jefferson, Leatherwood, & Webber, 1993). Esta espécie não é geralmente encontrada em 
associação com outros cetáceos. 
 




1.2.4. Globicephala melas e macrorhynchus (Traill, 1809) - Globicephala sp. (Baleia 
piloto). 
 








As baleias-piloto (imagem 7) são dos maiores membros da família Delphinidae. 
As Globicephala melas habitam águas temperadas frias do Atlântico Norte e Sul em duas 
populações que se incluem em duas subespécies: G. melas melas no Atlântico Norte e G. 
melas edwardii no hemisfério Sul (imagem 8). 
Esta espécie é nómada e pode ser encontrada tanto em águas costeiras como em ambiente 
pelágico. Movimentam-se em grupos de 20 a 90 animais e podem agregar-se a outras espécies 
com frequência, como por exemplo a roazes, golfinhos-comuns e golfinhos-riscados. 
No mar, é difícil distinguir a baleia-piloto de barbatanas longas (G. melas) das de barbatanas 
curtas também conhecida como baleia-piloto tropical (G. macrorynchus). 
 
Imagem 10 - Mapa da distribuição mundial da espécie Globicephala melas (a) e Globicephala 








1.2.5. Mesoplodon mirus (True, 1913) (Baleia-de-bico). 
 
Imagem 11 - Ilustração representativa de uma baleia de bico de True (Mesoplodon mirus) 




Pertencente ao género Ziphius, a baleia-de-bico de True (imagem 9) distribui-se no Atlântico 
Norte e Sul e no Sul do Oceano Índico (imagem 10). O conhecimento acerca desta espécie é 
escasso e provém na sua maioria da análise dos arrojamentos. É provavelmente uma espécie 
pelágica mas pode ser encontrada em águas costeiras (Houston, 1990). O facto de serem 
animais pelágicos pode ser o motivo pelo qual há tão poucos avistamentos e arrojamentos 
desta espécie. 
 














O género morbilivírus pertence à família Paramyxoviridae, pertencente à ordem 
Mononegavirales. A família Paramyxoviridae divide-se em duas subfamílias: Pneumovirinae 
e Paramyxovirinaee, estando os morbilivírus incluídos nesta última. Há ainda mais quatro 
géneros que se inserem nesta subfamília: Respirovirus, Rubulavirus, Henipavirus e 
Avulavirus. 
Os morbilivírus causam doença severa a diversas espécies animais (tabela 1). 
 
 




Peste dos Ruminantes 
(RPV) 
Gado, ruminantes selvagens Doença generalizada severa. 
Peste dos Pequenos 
Ruminantes (PPRV) 
Ovelhas e cabras Doença generalizada severa. 
Esgana (CDV) Cães e membros das famílias 
Procyonidae, Mustelidae e Felidae 
Doença generalizada severa com 
alterações do sistema nervoso central. 
Vírus da esgana das focas 
(PDV) 
Focas e leões marinhos Doença generalizada severa com 
sintomatologia respiratória. 
Morbilivírus dos Cetáceos 
(CeMV) 




Gado Mal caracterizado. 
Sarampo (MV) Humanos Doença generalizada severa com 







Os viriões dos morbilivírus são pleomórficos geralmente esféricos com cerca da 150 nm de 
diâmetro com um involucro lipídico composto por 2 glicoproteínas (H e F) posicionadas no 
exterior, que regulam a entrada e saída do virião das células hospedeiras, e proteínas não 
glicosiladas no interior ( imagem 11). Estas glicoproteínas (H e F) têm entre 9 e 15 nm de 
comprimento e estão espassadas entre si de 7 a 10 nm (Knipe & Howley, 2001). 
Dentro do invólucro encontra-se a nucleocápside helicoidal formada pelas as proteínas N, P e 
L que iniciam a replicação viral intracelular . O genoma dos Paramixovírus é constituido por 
ARN de cadeia simples com sentido negativo cuja replicação ocorre no citoplasma. 
 
 





O virião liga-se aos receptores da membrana citoplasmática da célula alvo utilizando para isso 
as glicoproteínas de superfície e depois dá-se a fusão deste com a célula alvo. 
A proteína F é a responsável por mediar a ligação entre a membrana citoplasmática e a 
cápside viral, permitindo a entrada das proteínas internas e da nucleocápside do vírus para o 
citoplasma. 
A síntese viral compreende a formação de proteínas estruturais e não estruturais a partir dos 




citoplasma. O ARN viral é transcrito em mARN’s pelo complexo de transcriptase viral e as 
proteínas virais são produzidas por unidades de tradução celular. 
Finalmente, a sequência é replicada inteiramente. Este ARN é então encapsidado por 
nucleoproteínas recém-sintetizadas e há a formação de viriões completos por um processo de 
“budding” da membrana celular e estes viriões recém formados infectam novas células. 
 
A glicoproteína H (hemaglutinina) dos morbilivírus funciona como uma proteína de ligação, 
sem actividade neuraminidase. A outra glicoproteína de superfície, F ou de fusão, é 
sintetizada como um precursor inactivo que tem de ser clivado pelas proteases da célula 
hospedeira para promover a fusão do virião com a membrana citoplasmática, o que permite a 
entrada da nucleocápside no citoplasma. A proteína F é então também expressa na membrana 
citoplasmática das células infectadas provocando a fusão com células vizinhas, levando ao 
aparecimento de células gigantes multinucleadas (células sinciciais), observadas em cortes 
histológicos de tecidos de animais infectados com o vírus. 
 
A proteína N tem dois domínios: o N-terminal e o C-terminal. No extremo 3’ há um grupo 
amina (NH2) livre que constitui aproximadamente 80% da proteína (N-terminal), que é 
considerada uma região bem conservada. Pelo contrário, o extremo 5’ que tem um grupo 
carboxilo livre (C-terminal) não é conservado sendo considerado uma região hipervariável. 
Os mARN do gene P são traduzidos em duas proteínas não estruturais (V e C). A proteína P é 
a única das três que é estrutural e essencial para a síntese de ARN viral (Curran, Marq, & 
Kolakofsky, 1992 e Knipe & Howley, 2001). 
O gene V é expresso por todos os morbilivírus e localiza-se no interior do gene P. As 
proteínas acessórias V e C têm um papel na regulação da síntese de ARN viral e no combate 
ás defesas do hospedeiro à infecção viral. 
A proteína M é considerada crítica na morfogénese viral interagindo com o invólucro lipídico 
e com as glicoproteínas de superfície H e F (Knipe & Howley, 2001). 
A proteína L (large) é a menos abundante pois é a última a ser transcrita uma vez que se 
localiza na terminação 5’ do genoma. É considerada uma proteína estrutural pois em conjunto 
com a P e N formam o complexo ribonucleoproteico. É uma proteína muito grande, com cerca 







Imagem 14 - Representação esquemática do virião dos morbilivírus com as glicoproteínas que o 
constituem e do seu genoma (adaptado de http://viralzone.expasy.org). A Transcrição viral ocorre 
num gradiente, devido à actividade da RNA polimerase que transcreve os genes localizados no 





Tabela 2- Glicoproteínas que constituem os morbilivírus e suas funções. 
 
Proteína viral Função 
H Hemaglutinina: Proteína de ligação, indução de imunidade. 
L e P/C/V Transcriptase: transcrição do ARN genómico. 
N Nucleoproteína: protecção do ARN genómico. 
F Proteína de fusão: fusão celular, penetração viral, infecção de células vizinhas, indução 
de imunidade. 






Até 1987 pensava-se que o vírus da esgana (CDV) infectava naturalmente apenas as famílias 
Canidae, Ursidae, Mustelidae, Viverridae e um membro da ordem Artiodactyla (Barrett, 
Pastoret, & Taylor, 2006). No início dos anos 90 o CDV foi também isolado nos Felidae e 






A primeira evidência de que um vírus semelhante ao vírus da esgana do cão (CDV) seria 
responsável por mortalidade elevada em mamíferos marinhos observou-se em 1988 em focas 
comuns de populações do Mar do Norte e Mar Báltico, nas quais foram detectados anticorpos 
anti-CDV enquanto se encontravam num centro de reabilitação e pesquisa em Pieterburen 
(Holanda). O vírus detectado foi denominado Phocid distemper vírus-1 (PDV-1) após se 
demonstrar que era distinto do CDV apesar de se relacionar antigenicamente com este 
(Visser, et al., 1990). 
Estudos efectuados em animais da espécie Phoca sibirica (foca-do-Baikal) mortos no lago 
Baikal no ano de 1987  associaram estas mortes a um morbilivírus semelhante ao CDV 
(Osterhaus, et al., 1989). Neste estudo por Osterhaus o vírus encontrado foi denominado de 
Phocid distemper vírus-2 (PDV-2) que era antigenicamente mais próximo do CDV do que o 
PDV-1. 
Já em 1955 mortalidades elevadas entre membros da espécie Lobodon carcinophagus (foca-
caranguejeira) na Antártica devidas a um surto de pneumonia infecciosa foram relacionadas 
com o vírus da esgana através de dados serológicos retrospectivos, sugerindo a possibilidade 
da introdução do vírus nesta espécie através de cães de trenó da zona (Bengston, Boveng, 
Have, Heide-Jorgensen, & Harkonen, 1991).  
 
A mortalidade em animais infectados varia muito entre espécies sendo que os furões têm uma 
taxa de mortalidade de aproximadamente 100% enquanto cães domésticos têm uma taxa de 
mortalidade de cerca de 50-60%. 
A existência de reservatórios para os morbilivírus marinhos não está esclarecida mas as focas 
cinzentas (Halichoerus grypus) têm sido apontadas como possíveis reservatórios. Estas 
teorias surgem do facto de esta espécie se apresentar frequentemente como portadora do vírus 
sem no entanto ser significativamente afectada por este. O facto de estes animais terem 
padrões migracionais longos, cruzando-se no seu trajecto com populações mais sedentárias de 
focas comuns (Phoca vitulina) pode ter um papel fundamental na propagação do vírus e no 
seu contacto com populações não imunes ou previamente expostas (Harkonen, et al., 2006 e 
Barrett, Blixenkrone-Moller, Di Guardo, Dorring, & Duignan, 1995). 
Num estudo efectuado por Duignan em 1997 em animais de vida livre as focas cinzentas 
tinham títulos de Ac significativamente mais altos do que as focas comuns o que parece estar 
em concordância com os estudos que sugerem uma maior imunidade nesta espécie. 
 
Em cetáceos, as primeiras indicações da existência de infecções por morbilivírus resultaram 




da Irlanda durante o surto de PDV-1 de 1988. Este agente foi denominado Porpoise 
morbillivirus (PMV) (Kennedy, Smyth, McCullough, Allan, & McQuaid, 1988 e 
McCullough, et al., 1991). 
Também nos anos de 1987-1988 se verificou um aumento de mortalidade superior em cerca 
de dez vezes o normal em roazes (Tursiops truncatus) na costa dos Estados Unidos, de New 
Jersey à Florida, associada a infecção por morbillivírus – Dolphin Morbillivírus (DMV) 
(Lipscomb, Schulman, Moffett, & Kennedy, 1994). 
Em 1990 foi detectada infecção por DMV em golfinhos riscados no Mediterrâneo (Van 
Bressem, Visser, Van de Bildt, Teppema, Raga, & Osterhaus, 1991). Detectados primeiro na 
costa espanhola, centenas de golfinhos morreram de uma doença caracterizada por pneumonia 
e encefalite (Domingo, et al., 1992). Posteriormente, estas mortes foram também detectadas 
nas costas de França, Itália e Marrocos (Aguilar, 1990). 
Outros surtos de morbilivírus em cetáceos foram entretanto detectados noutras partes do 
mundo: nos anos de 1993-94 no Golfo do México, mortes em roazes foram atribuidas a uma 
epidemia de morbilivírus (Lipscomb, et al., 1996); ainda em 1994, na margem norte do Mar 
Negro, golfinhos comuns (Delphinus delphis ponticus) arrojaram em maior número do que 
nos anos anteriores e este aumento de mortalidade foi atribuido a surto de morbilivírus por 
Birkun et al em 1999. 
 
Actualmente são reconhecidos três morbilivírus que afectam os mamíferos marinhos: CeMV 
(cetacean morbillivirus), que reúne o PMV e o DMV sob a mesma denominação, que afecta 
golfinhos e bôtos (Barrett, Visser, Mamaev, Goatley, Van Bressem, & Osterhaus, 1993); o 
PDV que afecta pinípedes e o CDV que afecta pinípedes e ursos polares (Garner, Evermann, 
Saliki, Follmann, & McKeirnan, 2000 e Follmann, Garner, Evermann, & McKeirnan, 1996). 
Os três estão genética e antigenicamente relacionados havendo reacções cruzadas entre eles.  
Apesar do impacto dos morbilivírus nos mamíferos marinhos a ecologia do vírus ainda não é 
inteiramente conhecida e a existência de vectores e reservatórios tem de ser mais estudada. 
A transmissão horizontal é a mais frequente, especialmente se tivermos em consideração o 
comportamento social dos mamíferos marinhos, que vivem em grupo e que contactam 
socialmente entre si e com outras espécies. Apesar de não haver estudos suficientes para 
determinar o grau de transmissão vertical já se detectaram anticorpos anti-CDV de origem 
materna em crias de foca cinzenta (Carter, Hughes, Taylor, & Bell, 1992). 
 
Em estudos efectuados por Kondratov e colaboradores em 2003 na fauna do lago Baikal na 




Lymnaea auricularia. Após detecção por RT-PCR e sequenciação do gene P demonstrou-se 
que este vírus é semelhante ao CDV e teorizou-se a possibilidade de estes gastrópodes 
actuarem como reservatórios de morbilivírus para os animais marinhos dessa área. 
Alguns autores sugerem que as baleias piloto (Globicephala spp.), por se encontrarem em 
practicamente todos os oceanos e por terem rotas migratórias muito vastas movendo-se em 
grandes grupos e contactando com muitas outras espécies de cetáceos possam servir de fonte 
enzoótica para os CeMV (Taubenberger, et al., 2000 e Barrett, Pastoret, & Taylor, 2006). 
Entre os anos de 1982 e 1993 houve vários episódios de arrojamentos em massa de baleias 
piloto no Atlântico Oeste dos quais mais de 90% foram positivas para anticorpos anti-CeMV 
(Duignan et al 1995 e Barrett et al 1995a). Dados de PCR relativos aos genes P e N dos 
morbilivírus sugerem que o vírus detectado em baleias-piloto seja uma outra variante do 
CeMV (Taubenberger, et al., 2000). 
Todos os membros deste género (morbilivírus) requerem populações numerosas para que 
possam ser mantidos endemicamente (Black, 1991) e geralmente a transmissão ocorre por 
contacto directo entre animais infectados e animais que nunca foram expostos ao vírus 
(Barrett, 1999 e Knipe & Howley, 2001). 
 
Foi sugerido por Van Bressem em 1999 que a interacção sinergética entre a pressão exercida 
pelas artes de pesca e pelos surtos de morbilivírus em mamíferos marinhos pode reduzir 
significativamente o número de indivíduos de algumas populações, aumentando assim o risco 
de extinção de algumas espécies. 
Outras influências ambientais agravam este quadro uma vez que altos níveis de 
organoclorados em mamíferos marinhos estão associados à redução da resistência imunitária 
podendo contribuir para o agravamento de surtos de morbilivírus (Aguilar & Borrel, 1995). 
As populações de cetáceos sofrem altas mortalidades em capturas acidentais e são 
bioacumuladores, apresentando níveis altos de contaminantes (Aguilar & Borrel, 1995), 
(Silvani, Gazo, & Aguilar, 1999) o que as colocando numa posição de alto risco para a 
infecção com morbilivírus. 
 
Estudos serológicos em 2001, mostraram uma diminuição da prevalência de Golfinhos-
riscados seropositivos a CeMV no Mediterrâneo depois da epidemia do início dos anos 
noventa (Van Bressem) o que sugeria que este vírus não estaria endémico nesta população. 
No mesmo estudo por Van Bressem et al (2001) os dados sugerem que as populações de bôtos 
e de golfinhos-comuns do Atlântico Nordeste e do Mar do Norte estariam a perder imunidade 




De facto, depois do surto dos anos noventa no Mediterrâneo, a imunidade das populações de 
riscados baixou permitindo nova reintrodução viral que se verificou em 2007 quando, só na 
costa espanhola, arrojaram mais de cem golfinhos riscados. Por RT-PCR e sequenciação do 
gene N concluiu-se que este vírus era muito semelhante ao vírus da epidemia de 1990 (Raga 
2008). Neste momento surgem novas informações que sugerem que um novo surto esteja a 
ocorrer (2011) uma vez que há relatos de golfinhos-riscados arrojados na zona de Valência 
(Espanha) que são positivos a CeMV. Os eventos mais importantes na história dos 
morbilivírus referidos no texto estão representados num mapa mundial na imagem 13. 
Imagem 15 - Mapa mundial com identificação dos eventos mais importantes na história dos 
morbilivírus que afectam animais marinhos: Lago Baikal, Mar do Norte, Mar Báltico, Irlanda, Costa 




Os isolados de DMV e PMV dos surtos da década de 90 foram inicialmente caracterizados 
contra um painel de anticorpos monoclonais para o CDV e PDV e mais tarde em ELISAs e 
imunofluorescência indirecta para demonstrar que eram semelhantes mas distintos do PDV e 
do CDV (Barrett, Visser, Mamaev, Goatley, Van Bressem, & Osterhaus, 1993), 
(McCullough, et al., 1991). Mais tarde, análises filogenéticas colocam o DMV e PMV mais 
próximo dos morbilivírus terrestres como o RPV, PPRV e MV  do que do CDV e PDV  (Bolt 




Em 2000, Jauniaux et al confirmou pela primeira vez a presença de morbilivírus em baleia-
comum (Balenoptera physalus) arrojadas em 1997, confirmando molecular e 
patogenicamente a infecção por morbilivírus em misticetes. 
 
Imagem 16 - Árvore filogenética baseada na análise de sequências de regiões altamente 






Os morbilivírus são transmitidos por aerossol e estudos realizados por vários autores indicam 
que se estabelecem inicialmente no aparelho respiratório (Knipe & Howley, 2001 e von 
Messling, Milosevic, & Cattaneo, 2004). 
Estudos recentes utilizando um vírus recombinante de uma estirpe virulenta de CDV marcado 
com uma proteína (proteína verde fluorescente) que permite detectar e seguir a progressão do 
vírus em furões infectados levaram ao desenvolvimento de uma teoria diferente (von 
Messling, Milosevic, & Cattaneo, 2004). Neste estudo, demonstrou-se que o CDV se 
estabelece primeiro no tecido linfático da cavidade oral onde se replica de forma eficiente. O 
vírus segue depois para os linfonodos locais onde continua a ocorrer a amplificação que 
resulta em linfócitos infectados que transportam o vírus a vários órgãos. Ao ser transportado 
pelos linfócitos circulantes ocorre virémia e o vírus infecta monócitos circulantes (von 




A infecção do aparelho respiratório foi descrita apenas mais tarde na infecção, juntamente 
com a infecção da pele, conjunctiva, aparelho gastrointestinal, fígado, rim e mucosa genital 
(Sakaguchi, Yoshikawa, Yamanouchi, Takeda, & Sato, 1986; Hall, Kovatch, Herman, & Fox, 
1971; Paterson & Lamb, 1990 e Kobune, et al., 1996). 
 
Em infecções severas, a arquitectura do baço e linfonodos pode estar parcialmente destruída 
assim como nas placas de Peyer e tonsilas, indicando que a imunidade das mucosas (IgA) 
pode estar comprometida (von Messling, Milosevic, & Cattaneo, 2004). 
A infecção por morbilivírus deixa os animais mais susceptíveis a agentes patogénicos 
oportunistas (Heany, Barrett, & Cosby, 2002). Em cetáceos, sinais de imunosupressão foram 
descritos à semelhança do que ocorre na patogénese clássica dos morbilivírus. 
A excreção viral em animais infectados com CDV pode durar até 60-90 dias e os sinais 
clínicos são os tipicamente encontrados em infecções por outros morbilivírus: dispneia, 
anorexia, diarreia, descargas oculares mucopurulentas, encefalite e letargia (Deem, Spelman, 
Yates, & Montali, 2000). 
 
As glicoproteínas de superfície (H e F) vão desencandear a formação de anticorpos 
neutralizantes no organismo, enquanto os anticorpos não neutralizantes são geralmente 
produzidos contra as restantes proteínas virais que se encontram dentro da cápside viral, 
especialmente contra a proteína N  (Santibanez, et al., 2005). 
Num estudo por Graves em 1984, em infecção natural em humanos os anticorpos anti proteína 




1.3.4 Patologia, sinais clínicos e diagnóstico 
 
 
Inicialmente a replicação viral ocorre no tecido linfóide das tonsilas, linfonodos e baço, o que 
coincide com virémia, piréxia e leucopénia severa (Harder, Willhaus, Frey, & Liess, 1990). 
O vírus continua a replicar-se no tecido linfóide disseminando-se associado a linfócitos e 
macrófagos até à pele e mucosas, sistema nervoso central, sistemas respiratório, 




secundárias resultam geralmente em broncopneumonias supurativas e as cargas parasitárias 
são elevadas. 
Pode ainda haver gengivite e estomatite ulcerativa em animais infectados. Infecções fúngicas 
por Aspergillus fumigatus (Domingo, et al., 1992) ou por toxoplasma (Inskeep, Gardiner, 
Harris, Dubey, & Goldaton, 1990) podem agravar a situação resultando em encefalites 
hemorrágicas necrosantes. 
Os morbilivírus, especialmente o CDV podem infectar muitas espécies sem causarem 
necessariamente doença clínica (Kennedy-Stoskopf, Stoskopf, Eckhaus, & Strandberg, 1999). 
Em cetáceos na Natureza não se observam geralmente sinais clínicos uma vez que estes 
animais têm pouco contacto com o Homem. Fraca condição corporal e grande quantidade de 
ectoparasitas, comportamento anormal e dispneia podem ser observados (Aguilar & Raga, 
1993 e Calzada & Aguiar, 1995). Em baleias-piloto arrojadas com doença clínica os sinais 
observados foram anorexia e leucopenia (Duignan, et al., 1995b). 
Em golfinhos-comuns do Mar Negro os sinais incluíram letargia e incoordenação com os 
animais a flutuarem até à costa e aumento das frequências cardíaca e respiratória (Birkun, 
Kuiken, & Krivokhizhin, 1999). Estes animais apresentavam também leucopénia. 
 
Nas necrópsias, os achados mais frequentes em cetáceos e pinípedes são broncopneumonia e 
alveolite e os pulmões apresentam-se edematosos com áreas de enfisema e consolidação. 
Histologicamente observa-se pneumonia broncointersticial com congestão, edema, exsudado 
serofibrinoso nos alvéolos, proliferação de pneumócitos tipo II e células sinciciais. Os 
sincícios e inclusões intracitoplasmáticas e/ou intranucleares acidófilas são mais frequentes 
em cetáceos do que em pinípedes. 
O SNC, mais frequentemente o cerebelo, também pode estar afectado, podendo observar-se 
necrose neuronal, gliose, cuffing perivascular, desmielinização com astrocitose e sincícios. 
Em infecções agudas a deplecção linfóide é muito marcada. 
Na epidemia de 1990 no Mediterâneo, observaram-se dois padrões de infecção: o primeiro foi 
sistémico, com infecção multiorgânica com danos primários no pulmão, tecido linfóide e 
sistema nervoso central e o segundo consistiu em lesões localizadas no sistema nervoso 
central, sem lesões ou antigénio viral presente em tecidos extraneurais (Domingo, Vilafranca, 
Visa, Prats, Trudgett, & Visser, 1995). Em fases iniciais de infecção fêmeas gestantes podem 
abortar (Heide-Jorgensen & Harkonen, 1992) 
O diagnóstico passa pela identificação das lesões histológicas mencionadas e da demonstração 
do antigénio viral no tecido lesado por imunohistoquímica ou imunofluorescência. A 




títulos crescentes no soro são utilizados para confirmar infecção clínica. A medição do titulo 
de IgM pode ser útil, porque sugere a presença de infecção recente. O diagnóstico molecular 
por detecção de RNA viral através de PCR pode ser efectuado a partir de amostras de tecido 























2 Materiais e Métodos 
 
 
2.1.  Amostras e seu processamento 
 
 
Para a realização deste estudo retiraram-se amostras de tecido a 40 animais arrojados na costa 
portuguesa aos quais foram realizadas necrópsias segundo os protocolos existentes (Kuiken & 
Hartmann, 1991; Geracy, 1993 e Rowles, Van Dolah, & Hohn, 2001). Dos 40 animais 
utilizados neste estudo estão incluidos Delphinus delphis (Golfinho-comum); Stenella 
coeruleoalba (Golfinho-riscado), Globicephala melas e macrorynchus (Baleias-piloto), 
Phocoena phocoena (Bôto) e Mesoplodon mirus (Baleia de bico de True) (tabela 3). As 
amostras estão identificadas ao longo deste trabalho por um código que inclui as iniciais das 
espécies (DD, SC, GM, PP e Mm) um número atribuído ao arrojamento e o ano. 
 
 
Tabela 3 - Espécies e número de animais utilizados neste trabalho. 
 
Espécie Número 
Delphinus delphis (Golfinho-comum) 25 
Stenella coeruleoalba (Golfinho-riscado) 8 
Globicephala sp. (Baleia-piloto) 4 
Phocoena phocoena (Bôto) 2 




Destas, 30 necrópsias foram realizadas entre o início de Março e o fim de Maio de 2011. O 
restante material utilizado foi recolhido em necrópsias realizadas entre 2004 e 2009), de 
forma a incluir todas as amostras disponíveis relativas a animais arrojados vivos ou muito 
frescos das espécies Stenella coeruleoalba e Globicephala sp.. 
As amostras consistiram sempre que possível em fragmentos de pulmão e de cérebro 




Para a detecção de anticorpos foram utilizados fragmentos de pulmão previamente congelados 
a -20°C ou a -80°. Foram colhidos fragmentos de maiores dimensões que foram fixados em 
formol a 10% para exame histológico. 
 
Imagem 17 - Distribuição por sexos dos animais utilizados neste trabalho. 
 
 
Das 40 amostras recolhidas utilizadas neste trabalho 18 animais são fêmeas e 20 são machos, 
havendo 2 animais nos quais o sexo não foi identificado (imagem 14). Sempre que possível 
estes animais foram classificados quanto à maturidade sexual. 
No caso das fêmeas esta observação é feita aquando da necrópsia, através da observação da 
presença ou ausência de corpus albicans para todas as espécies. Nos machos, consideraram-se 
os comuns com menos de 1,80 m imaturos sexualmente uma vez que há estudos que indicam 
que o comprimento médio de golfinhos-comuns aquando da maturidade sexual é de cerca de 2 
m (Perrin & Reilly, 1984). Nas restantes espécies analisadas em 2011 não se inferiu 
maturidade e nos animais de anos anteriores foi utilizada informação disponível (por 
observação microscópica dos testículos para determinação da maturidade sexual) (Imagem 
15). 
 















2.3 Extracção de ARN e detecção de antigénio 
 
 
A extracção de ARN total foi efectuada com o kit comercial DNEasy Blood and Tissue 
(Qiagen, Alemanha), - de acordo com as instruções do fabricante. Fragmentos de 2mm de 
diametro de pulmão e/ou cerebro foram homogenizados em 400 µL de tampão de lise celular 
ATL após adição de 80 µL de proteinase K as amostras foram incubadas a  a 56°C até 
obtenção de uma suspensão homogénia. Os ácidos nucleicos foram posteriormente 
precipitados na presença de 400 µL do tampão desnaturante AL e 400 µL de etanol e 
adsorvidos a uma coluna de purificação.  
Após duas lavagens com os tampões apropriados, os ácidos nucleicos foram eluídos com o 
tampão aquoso AE e quantificados no Nanodrop 2000C (Thermo Scientific). 
 
 
Tabela 4 - Listagem de amostras utilizadas neste trabalho (ano, espécie e materiais 
utilizados) e quantificação de ARN total e dos volumes necessários para uma reacção de 





Tabela 4 (continuação)- Listagem de amostras utilizadas neste trabalho (ano, espécie e 
materiais utilizados) e quantificação de ARN total e dos volumes necessários para uma 




Para cada reacção de amplificação foram utilizados 50ng de RNA (tabela 4). A detecção de 
ácido nucleico viral foi efectuada por transcrição reversa seguida de amplificação (one step 
RT-PCR). A Reverse Transcriptase Polymerase Chain Reaction (RT-PCR) é uma reacção em 
cadeia realizada por uma DNA polimerase termorresistente (Taq polimerase), cujo objectivo 
final consiste na amplificação exponencial de uma região específica DNA, definida por dois 
oligonucleótidos sintéticos que tem antes de sofrer um passo de síntese de uma cadeia de 
ADN a partir do ARN, utilizando-se como molde uma cadeia de ARN, numa reacção 
catalisada por uma transcriptase reversa. 
A PCR é composta por 3 fases distintas, denominadas desnaturação, annealing e extensão, 




cadeia dupla de ADN em duas cadeias simples, pela acção de altas temperaturas. Durante a 
fase de annealing ocorre a ligação dos oligonucleótidos ou primers às regiões específicas do 
ADN da amostra ou template, definindo a região genómica a amplificar. A temperatura à qual 
a ligação se processa depende da composição nucleotídica dos primers e da sua especificidade 
em relação à região de ADN a amplificar, devendo ser estabelecida para cada par de primers. 
A terceira e última fase, denominada extensão, consiste na síntese de novas cadeias de ADN a 
partir de cada primer. 
 
Os primers específicos foram escolhidos pelo programa de software Primer 3, disponível 
através do site http://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-blast/, com base na sequencia 
nucleotídica do gene M do DMV, disponível através do seu número de acesso NC_005283.1, 
no Genebank (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/NC_005283.1) (Tabela 5). 
 
 
Tabela 5 - Primers utilizados no rt PCR, sua localização e dimensão, com base no sequência do 
gene M (DMV NC_005283.1) 
 
Primers Sequência (5’3’) Localização genómica Dimensão do fragmento 
CeMV-M F GGCTCACTCCCGCTCGGAGT 3651-3670 550 pb 
CeMV-M R TGGTCCCTCCGATTCCGCCA 4200-4181 
 
 
As reacções de amplificação foram efectuadas no volume final de 25 µl, com 12,5 µL de 
Fidelity Taq RTPCR Master mix 2x, 10µM de primer forward e reverse e 50ng de ARN de 
cada amostra. As condições de amplificação incluíram 42°C durante 30 minutos para a 
transcrição reversa, um passo inicial de desnaturação a 94ºC durante 10min, 40 ciclos a 
94ºC/30seg, 57-60ºC/30 seg e 68ºC/ 30 seg, seguidos por um passo final de extensão de 10 
minutos a 68°C.  
Os produtos de PCR’s foram corridos em gel de agarose a 2% na presença de 2,5% de gel 
RED e observados no Imagemaster (Pharmacia). Para recuperar as bandas amplificadas a 
partir de gel utilizou-se o kit da Zymoclean Gel DNA Recovery Kit (Zymoresearch) de 
acordo com as instrucções do fabricante. 
A banda de agarose que continha o fragmento de ADN de dimensão esperada foi cortada e 




posteriormente aplicado numa coluna de purificação e o DNA foi fixo à matrix da coluna após 
centrifugação (16 000xg/1mn). Após duas lavagens com o tampão de lavagem o DNA foi 
eluido em 10µl de tampão de eluição. 
 
 
2.4 Processamento de amostras e detecção de anticorpos 
 
 
Para a detecção de anticorpos anti-CeMV utilizou-se um kit ELISA indirecta para detecção de 
anticorpos anti esgana de cão (Ingezim), devido à identificação de reacções antigénicas 
cruzadas entre os morbilivírus que afectam os cetáceos (CeMV), os cães (CDV) e os 
pinipedes (PDV) (Saliki, 2002). Utilizaram-se dois kits com validade até 3 e 8 de 2012 e nº de 
lote 141210 e 240511. 
A ELISA indirecta (Enzyme-Linked Immunoabsorbent Assay) é um teste imunoenzimático 
que permite a detecção de anticorpos específicos em soro ou outros materiais, como 
macerados de órgãos. As placas são revestidas com o antigénio e os materiais são testados 
para a presença de anticorpos específicos. A ligação antigénio-anticorpo é depois detectada 
através da utilização de um anticorpo secundário marcado com uma enzima. 
A revelação dos complexos Ag /Ac primário /Ac secundário é efectuada por adição do 
substracto enzimático e do cromogéneo. A reacção colorimétrica é posteriormente medida 
num espectofotómetro. 
Para a realização da ELISA utilizaram-se macerados feitos a partir de fragmentos de pulmão 
com cerca de 5 mm de diâmetro em 1 ml de PBS. Estas amostras foram utilizadas em 
natureza, a 1:2 e a 1:4. O controlo positivo e negativo, o tampão de diluição das amostras, o 
substrato enzimático e a solução stop foram os fornecidos pelo kit comercial. 
O anticorpo secundário conjugado foi substituido pela proteína-A peroxidase (Prot.A-PO, 
SIGMA
®
), diluída em PBS com 4% de soro de cavalo em diferentes diluições de trabalho, de 
forma a aferir a melhor concentração. Esta proteína é um componente da parede celular do  
Staphylococcus aureus que tem a capacidade de se ligar à fracção Fc das imunoglobulinas da 
maior parte dos mamíferos. Esta proteína foi utilizada por outros autores para realizar ELISAs 
em mamíferos marinhos, nomeadamente Van Bressem e colaboradores em 2001. 
 
A adaptação deste sistema para detecção de Ac específicos anti DMV, foi efectuada numa 




suspeito com o Ag dos poços da ELISA, por um periodo de tempo que variou entre 10 mn e 
30 mn; b) a detecção dos complexos Ag/Ac utilizando o sistema Ac secundário-PO e a ProtA-
PO, no qual se testaram diferentes concentrações de ProtA-PO e diferentes tempos de 
incubação (1/500, 1/1000, 1/2000, 1/2750, 1/3000); (10, 30 e 60 minutos); c) a detecção do 
complexo secundário e paragem da reacção enzimática. Entre cada passo a placa foi lavada 
por 4 vezes no tampão de lavagem, num lavador de placas de ELISA (Thermo electron 
corporation Wellwash 4 MK2) e a leitura das densidades ópticas foi efectuada a 450 nm num 
espectrofotómetro (TECAN, Sunrise romote A-5002). As incubações foram feitas em estufa a 
uma temperatura de 22˚C (BINDER Modelo KB 115). 
Este kit considera o controlo positivo válido quando o valor de O.D. do mesmo é superior a 1 
nm e valida o negativo se este tiver um valor de O.D. inferior a 0,2 nm. O valor de cut off 
(valor de O.D. das amostras considerados positivos) é o valor de O.D. do controlo positivo de 
um dado ensaio multiplicado por 0,2. Foram testadas ao todo 37 amostras. 
 
 
2.5 Anatomo-histopatologia e Imunohistoquímica 
 
 
Para amostras disponíveis dos animais positivos a antigénio foram feitos cortes histológicos 
de amostras de pulmão e cerebelo que foram coradas com hematoxilina-eosina para serem 
observadas num microscópio óptico com ampliação de 100 e 400x. 
Estas amostras fixas em formol a 10% sofreram processos de desidratação e de diafanização 
seguidos de inclusão em parafina. A desidratação consistiu em passagens sucessivas em 
álcool a 70˚, a 80˚, a 90˚ e em álcool absoluto. A diafanização foi feita em xilol uma vez que o 
álcool e a parafina são imiscíveis. 
Os blocos de parafina foram cortados em micrótomo com 5 µm de espessura e os cortes foram 
estendidos em lâminas que foram colocadas em estufa a 37˚C. Para a coloração utilizou-se um 
corante nuclear basófilo (hematoxilina) e um corante citoplasmático acidófilo (eosina). Sendo 
estes corantes em solução aquosa que não se mistura com a parafina os cortes sofreram 
primeiro um processo de desparafinização através de passagens sucessivas em xilol, álcool em 
concentrações decrescentes (de absoluto até álcool a 70˚) e água destilada. Depois de feita a 
coloração os cortes foram novamente desidratados para se poder montar a lâmina com 





Para as lâminas de imunohistoquímica o procedimento utilizado desenvolveu-se em 
fragmentos de tecido fixo em formol a 10% que foi incluído em parafina e de seguida cortado 




As lâminas foram colocadas em estufa a 57˚ C durante 30 minutos e de seguida foi feita a 
desparafinização através de duas passagens sucessivas das lâminas em xilol durante 10 
minutos e 5 minutos, seguida por lavagens de 2 minutos em concentrações decrescentes de 
etanol (100%, 95% e 75%). 
Após uma lavagem de 5 minutos em água destilada foi feito o bloqueio da peroxidase 
endógena (uma vez que esta reage com a DAB utilizada como cromogéneo) com uma solução 
de peróxido de hidrogénio na concentração final de 0,3% em água destilada, durante 15 
minutos com agitação à temperatura ambiente. A última lavagem foi realizada em TBS (Tris-
buffered saline), durante 5 minutos. 
 
A recuperação antigénica que consiste na exposição dos epitopos para que possa haver ligação 
antigénio-anticorpo, foi efectuada pelo calor utilizando para isso uma solução de citrato  pH 6 
na qual se submergiram as lâminas que foram então aquecidas 3 vezes sucessivas em 
microondas (700W), 5 minutos de cada vez. Após arrefecimento à temperatura ambiente 
durante 20-30 minutos as lâminas foram lavadas com agitação em 0,3% Triton X100 em PBS. 
O bloqueio das laminas foi efectuado com o soro bloqueador do kit comercial de 
Imunohistoquimica (Zymed) durante uma hora à temperatura ambiente, seguida pela 
incubação com o anticorpo primário um soro positivo a AcαCDV de canídeo durante 16h a 
4ºC. Soros anti-CDV foram utilizados anteriormente por outros autores para realizar 
imunohistoquímicas em cetáceos para marcação de CeMV, nomeadamente soros monoclonais 
(Raga, et al., 2008 e (Di Guardo, et al. 2007). As lâminas utilizadas para controle negativo, 
foram incubadas com PBS nas mesmas condições. 
Após quatro lavagens sucessivas de 10 min cada, em PBS as laminas foram incubadas com o 
anticorpo secundário conjugado com Peroxidase (Ingenaza) durante 1 hora à temperatura 
ambiente, seguida de duas lavagens adicionais de 10 min em PBS. O cromogéneo 
(diaminobenzidina (Sigma
®
)) foi adicionado e deixou-se actuar durante 5 minutos, no final 
dos quais as lâminas foram novamente lavadas com água destilada e com água corrente e 
desidratadas através de lavagens sucessivas em álcool 95%, álcool a 100% e xilol. A 









3.1. RT-PCR (Reverse Transcriptase Polymerase Chain Reaction) 
 
 
A detecção molecular de CeMV nas amostras processadas resultou na amplificação de uma 
banda do peso molecular esperado nas amostras 42GM2008, 257SC2011 de pulmão e 
15SC2007 de pulmão e cérebro (Imagem 16). 
 
 
Imagem 19 - Gel de agarose a 2% com 2,5% de gel RED: 1 – DD/137/2011; 2 – DD/141/2011; 3 – 
DD/156/2011; 4 – SC/159/2011; 5 – DD/160/2011; 6 – DD/162/2011; 7 – DD/166/2011; 8 – 
DD/167/2011; 9 – SC/13/2007; 10 – SC/15/2007; 11 – SC/21/2007; 12 – GM/35/2008; 13 – 





De forma a confirmar a especificidade dos fragmentos amplificados as bandas foram cortadas, 
eluídas e purificadas para serem reamplificadas em condições mais estringentes, utilizando 






Imagem 20 - Gel de agarose correspondente à amplificação das bandas obtidas 
anteriormente : 1 e 2 – controlo negativo; 3 – GM/42/2008; 4 – DD/186/2011; 5 – 












Após amplificação as bandas foram sequenciadas directamente (STABvida, Portugal) e a 
especificidade confirmada na base de dados da NCBI (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi), 
resultando numa identidade de 99% com as 4 sequências disponíveis para o gene M do DMV 
em três amostras, posteriormente confirmada no alinhamento múltiplo das sequências 
(Programa Pileup e Pretty, GCG Winconsin) (Imagem 18). 
Considerando que a amostragem era de 40 animais, 7,5% dos animais foram positivos a ácido 
nucleico de CeMV.  
Dos animais positivos a ácido nucleico, dois são golfinhos riscados (Stenella coeruleoalba) e 
um é uma baleia piloto (Globicephala melas). A baleia piloto positiva era uma fêmea matura 
que apresentava sinais de gestação recente, arrojada em 2008. Um dos golfinhos riscados era 
um macho imaturo (arrojado em 2011) e o outro animal (2007) era uma fêmea matura que 
estava gestante. 
No caso dos golfinhos riscados, um dos animais positivos foi considerado uma captura 
acidental em redes de emalhar enquanto o outro foi um arrojamento vivo de um animal 
emaciado e com sinais de doença severa. No caso da baleia-piloto, a causa de morte não foi 
determinada apesar de esta apresentar sinais de interacção humana pela observação de marcas 





Imagem 21 -  Alinhamento nucleotídico das amostras 15SC2007, 257SC2011 e 42GM2008 com 
as sequências homologas de DMV disponiveis na base de dados do Genebank, através dos seus 
números de acesso AJ608288 (DMV complete genome) e Z30087 (DMV, M mRNA for structural 
protein). A sequência consenso é apresentada. (Programa Pileup e Pretty, GCG Winsconsin 








A detecção de Ac especificos anti DMV foi realizada através de uma ELISA comercial, para 
detecção de Ac de cão antiCDV.  
Os ensaios iniciais foram realizados de acordo com as instruções do fabricante, utilizando os 
controlos fornecidos. Para aferir a utilização da PaPO como substituto do Ac secundário 
conjugado foram testadas diferentes diluições (1:500 a 1:3000) e diferentes tempos de 
incubação, tendo sido escolhida a diluição de trabalho de 1/2750 e 10 mn de incubação, 
devido à ausência de reacções inespecíficas com macerados de pulmão de lobo positivo a 
CDV por PCR e um macerado de pulmão de suíno.  
Os resultados obtidos foram precedidos de uma série de ensaios que permitiram concluir: 
 
 que a proteína A-PO a 1/2750 detectava especificamente o C+ do kit; 
 que a proteína A-PO neste kit detecta anticorpos em macerados de órgãos (órgão de 
lobo e cão positivos); 
 que não há fundo derivado do facto de estarmos a trabalhar com macerados de órgãos 
(órgão de suíno). 
 
Confirmados estes pressupostos, processaram-se as amostras de cetáceos a uma diluição de 
½., e identificaram-se 2 Stenella coeruleoalba (golfinhos riscados) seropositivos (SC/257/11, 
SC/13/07), 1 Globicephala melas (Baleia piloto) (GM/19/09) e 2 Delphinus delphis 
(golfinhos comuns) (DD/125/2011, DD/134/2011). (Anexo 3) 
As amostras consideradas positivas a uma diluição de ½ foram de novo testadas, desta vez 
com três diluições diferentes (N, ½ e ¼). Decidiu-se também repetir em duas diluições (N e 
½) as amostras cuja DO era superior a metade da diferença entre o valor de controlo de órgão 
negativo e o cut off, por se considerarem elevados. Este ensaio confirmou os resultados 
anteriores e identificou mais três amostras seropositivas (SC/159/2011; DD/162/2011; 
PP/253/2011). (Anexo 3). 
No conjunto dos ensaios de ELISA efectuados 3/7 golfinhos-riscados (SC/13/2007; 
SC/159/2011; SC/257/2011) (43%) apresentavam anticorpos detectáveis; 3/24 golfinhos-
comuns (DD/125/2011; DD/134/2011; DD/162/2011) (13%) foram positivos a Ac; 1/4 




disponíveis (PP/253/2011), uma foi positiva. A única baleia-de-bico analisada revelou-se 
negativa (imagem 19). 
Tendo em conta que testámos 37 animais a percentagem de seropositivos é de 21,6%. 
 




Dos animais que tiveram um valor de densidade óptica superior ao valor de cut off 3 eram do 
sexo feminino e 5 eram do sexo masculino (imagem 20). Dos 8 animais todos foram 
considerados sexualmente imaturos. 
 
Imagem 23 - Percentagem de machos e fêmeas com Ac detectáveis pelo kit anti-CDV utilizado 


















3.4 Anatomo-histopatologia e imunohistoquímica 
 
As lâminas coradas com hematoxilina-eosina foram observadas num microscópio óptico com 
ampliação de 100 e 400x. Não se observaram lesões típicas de infecções por morbilivírus, não 
tendo sido detectadas células sinciciais ou inclusões intracitoplasmáticas ou intranucleares em 
nenhuma das lâminas (pulmão e cérebro). Na necrópsia, um dos animais (SC/257/2011) 
apresentava um nível de parasitismo intenso nos pulmões – numa escala de observação com 
quatro níveis, este animal estava no nível 4 o mais alto-, os linfonodos apresentavam edema e 
o baço era de pequenas dimensões sem presença de baços acessórios. Nos brônquios 
observou-se a presença de nemátodes e de edema. Os pulmões apresentavam edema e 
congestão. Na observação microscópica observou-se edema, congestão e granulomas 
parasitários. Frequentemente observaram-se parasitas em corte transversal (imagem 21). Este 
animal apresentava também parasitas no fígado, na cavidade abdominal, no pâncreas e no 
primeiro estômago. 
 
No outro animal (GM/42/2008), também não se observaram células sinciciais nem inclusões 
intracelulares, apesar das alterações pós-morte presentes. Este animal apresentava sinais de 
interacção humana com marcas de cabos multifilamentosos. Não se observaram outras 
alterações dignas de resgisto. Existiam fortes indícios de gestação recente porque se observou 
leite nas glândulas mamárias. A necrópsia não foi conclusiva devido aos sinais de 
decomposição moderada. 
 
Imagem 24 - Imagens de microscópio óptico com ampliação de 100x e de  400x  de cortes 






As lâminas montadas para imunohistoquímica continham um corte de pulmão de cetáceo 
positivo por PCR a morbilivírus (SC/257/2011 e GM/42/2008), um corte de pulmão de um 
cão positivo a esgana e um corte de um cão negativo. As lâminas com cérebro foram 
emparelhadas da mesma forma e fizeram-se duas lâminas de cada um em paralelo: um 
conjunto (uma com cérebro e uma com pulmão) foi incubado com PBS, enquanto controle 
negativo da reacção e o outro conjunto foi incubado com soro de cão positivo a Ac antiCDV, 
disponível no Laboratõrio de Virologia FMV/UTL. A revelação foi efectuada com o 
conjugado do kit de ELISA.  
As imunohistoquímicas realizadas não foram conclusivas uma vez que não houve validação 
do controlo negativo (PBS). O controlo negativo correspondente a uma lâmina com cortes de 
cérebro e outra com cortes de pulmão apresentaram o mesmo tipo de marcação inespecífica 























4 Discussão e conclusões 
 
 
Os dados referentes a epidemias por morbilivírus em mamíferos marinhos, em diversas partes 
do mundo incluem as costas espanhola, francesa e turca do Mediterrâneo, entre outras,  até à 
costa atlântica de Espanha e França incluindo ainda o Mar do Norte e o Mar Báltico. 
Na zona Oeste do Atlântico há informações acerca de epidemias na costa dos EUA, na região 
da Flórida e Nova Jérsia. Os surtos de morbilivírus no Mediterrâneo na década de 90 abriram 
as portas a um estudo intensivo deste vírus nessa zona. Noutras zonas, como nos mares de 
Norte e Báltico o estudo abrange não só cetáceos (maioritariamente bôtos) mas também 
pinípedes. 
Considerando a informação disponível sobre morbilivírus que afectam os mamíferos 
marinhos em Portugal, não existem dados neste matéria do meu conhecimento, este trabalho 
contitui a primeira abordagem a este assunto relativamente a animais arrojados na nossa costa. 
 
Os mamíferos marinhos são provavelmente das espécies que funcionam melhor como 
sentinelas dos ambientes marinhos e costeiros porque são espécies com esperança média de 
vida elevada, são animais de topo da cadeia alimentar e têm reservas de gordura extensas que 
funcionam como local de armazenamento de toxinas antropogénicas (Reddy, Dierauf, & 
Gulland, 2001 e Wells, et al., 2004). As ameaças aos mamíferos marinhos estão na sua raíz 
última relacionadas geralmente com as populações humanas, com as suas taxas de 
crescimento, padrões de consumo e comportamentos (Marine Mammal Commission., 2004). 
Os morbilivírus tiveram um grande impacto na saúde e no estado de conservação de várias 
espécies de mamíferos aquáticos de populações de todo o mundo (Kennedy, 1998; Di Guardo, 
Marruchella, Agrimi, & Kennedy, 2005; Di Guardo, 2008 e van Bressem, et al., 2009), sendo 
por isso fundamental monitorizar a sua presença em pinípedes e cetáceos arrojados. 
 
O rastreio molecular realizado por RT-PCR permitiu a identificação de três animais positivos 
a ácido nucleico de DMV. A região alvo está incluida no gene M e as bandas amplificadas, 
após confirmação da sua especificidade por sequenciação, apresentaram 99% de homologia 
com as duas sequências disponíveis para o gene M do DMV. 
Dois destes animais eram golfinhos-riscados (Stenella coeruleoalba), um de 2007 e outro de 
2011. O outro animal era uma baleia-piloto (Globicephala melas) do ano 2008. Os resultados 




populações de cetáceos do Atlântico-este que arrojam na nossa costa. Esta conclusão é 
retirada do facto, não só, da detecção de animais positivos a ácidos nucleicos, mas também 
pela identificação de animais positivos a anticorpos nas ELISAs realizadas. 
 
O CDV tem sido usado frequentemente em rastreios serológicos para estimar a prevalência da 
infecção por morbilivírus em pinípedes (Duignan, et al, 1994, 1995a, 1997 e Barrett, 
Blixenkrone-Moller, Di Guardo, Dorring, & Duignan, 1995) e cetáceos (Barrett, Blixenkrone-
Moller, Di Guardo, Dorring, & Duignan, 1995; Di Guardo, Agrimi, Morelli, Cardeti, 
Terracciano, & Kennedy, 1995 e Di Guardo, Proietto, Di Francesco, Marsilio, Zaccaroni, & 
Scaravelli, 2010), no entanto a impossibilidade de utilizar uma ELISA específica para CeMV 
constituiu uma limitação à detecção de animais seropositivos. A adaptação de uma ELISA 
para detecção de Ac de cão antiCDV para identificação de animais seropositivos a CeMV, 
não nos garante uma elevada sensibilidade uma vez que se baseia em reacções cruzadas entre 
morbilivírus (Saliki & Lehenbauer, 2001), no entanto: 
 
i) a ausência de background no macerado de órgão de suíno que confirma a ausência 
de ligações inespecíficas dos restantes reagentes;  
 
ii) a validação da proteína A para detecção de anticorpos anti-CDV em lobo e cão em 
macerados de orgãos, confirmando assim a ligação específica da Proteína A à 
fracção Fc dos anticorpos anti-morbilivírus e a utilidade e a capacidade do kit de 
detectar Ac em macerados de orgãos;  
 
permite-nos considerar que os animais com valores de D.O. superiores ao valor de cut off são 
realmente seropositivos a morbilivírus de cetáceos.  
 
Neste estudo obtivemos animais que eram positivos a antigénio e positivos a anticorpos (n=2), 
um animal que foi positivo a antigénio e negativo a anticorpos e outros que foram negativos a 
antigénio viral mas que foram positivos a anticorpos (n=6). 
A identificação de animais antigénio negativos, mas seropositivos pode indicar contacto 
prévio com o vírus com desenvolvimento de anticorpos que persistiram, possibilitando assim 







1) ausência de infecção viral, no momento do teste; 
2) impossibilidade de detecção do RNA viral por deterioração do mesmo ou falta de 
sensibilidade da técnica. 
3) cura espontânea após infecção subclínica. 
 
O caso dos animais que eram positivos a antigénio e negativos a anticorpos, pode identificar 
animais infectados mas que não seroconverteram, tais como animais imunodeprimidos ou 
com infecção muito recente. Pode ainda dever-se à não detecção de anticorpos, que poderiam 
estar presentes, pela prova de ELISA realizada. 
Para o esclarecimento destas situações seria necessário utilizar uma ELISA específica ou a 
prova de seroneutralização,  que nos permite a detecção e a quantificação de  anticorpos anti-
DMV nestes animais, embora no caso da seroneutralização só os Ac neutralizantes seriam 
detectados se presentes. 
 
Resultados de um estudo serológico em golfinhos-riscados (Stenella coeruleoalba) do golfo 
de Valência e águas adjacentes indicou que apenas golfinhos adultos tinham anticorpos anti-
DMV e que a seroprevalência nesta faixa etária decresceu de 100 para 50% desde o surto de 
1990-92 até à data do estudo em 2001 (van Bressem, et al., 2001). 
No trabalho aqui apresentado, todos os animais seropositivos foram considerados 
sexualmente imaturos (juvenis), com base na observação das gónadas e em muitos casos pelo 
comprimento corporal uma vez que este se correlaciona com a maturidade sexual (Calzada, 
1995). Este dado foi utilizado diversas vezes para determinações aproximadas da idade (van 
Bressem et al 2001 e Raga, et al., 2008). Tendo em conta que a nossa amostragem foi 
constituída maioritariamente por animais imaturos (32/40 animais),seria necessária uma maior 
amostragem para poder atribuir alguma significância a esse facto. 
É de referir que os dois golfinhos-riscados apresentados neste estudo positivos a antigénio um 
era sexualmente maturo (fêmea gestante) e outro era um macho sexualmente imaturo. 
 
O estudo por van Bressem e colaboradores de 2001 referido anteriormente apontou para uma 
possível perda de imunidade humoral na população de riscados do Mediterrâneo que sugeria 
que o vírus não seria endémico nesta população, encontrando-se esta população em risco de 
nova epidemia. Esta teoria era também corroborada por dados populacionais que mostravam 
que a densidade de golfinhos riscados (Stenella coeruleoalba) no golfo de Valência em 2001-
2003 estaria próxima do máximo reportado para esta espécie no Oeste do Mediterrâneo 




populacional elevada propicia a propagação da infecção por morbilivírus (Black, 1991). De 
facto, um aumento de mortalidade em riscados foi detectada no Golfo de Valência no início 
de Julho de 2007 associada ao morbilivírus dos cetáceos. Neste episódio, maior parte dos 
arrojamentos foram de animais mortos, encontrados em vários estadios de decomposição. 
Alguns dos animais arrojados foram encontrados ainda vivos e todos apresentavam 
sintomatologia neurológica, morrendo após o resgate (Raga, et al., 2008). Neste ano, as 
mortalidades foram observadas em animais mais jovens do que na epidemia de 1990-92 e 
aparentemente com infecções mais severas. 
 
O facto de o RNA viral se degradar com relativa facilidade pode ser um entrave à detecção de 
antigénio por PCR, pelo que a existência de outros animais positivos não pode ser descartada. 
A percentagem de seropositivos pode também ser mais elevada tendo em conta que o teste 
utilizado não é específico e será também menos sensível. A possibilidade de os animais 
seropositivos resultarem de ligações inespecíficas dos anticorpos ou da proteína A existe mas 
tendo em conta os pressupostos já mencionados não parece ser esse o caso. 
A análise histológica realizada a estes animais não revelou a presença de células sinciciais ou 
de inclusões intracelulares observadas tipicamente nos morbilivírus, mas em alguns animais 
infectados estas lesões não são encontradas – num estudo por Domingo et al em 1992 
realizado com golfinhos riscados 65% apresentava células sinciciais nos pulmões e apenas 
22% apresentava células sinciciais no sistema nervoso central. No mesmo estudo, dos animais 
infectados estudados 72% apresentava pneumonia bronco-intersticial e 69% encefalite não 
supurativa. 
A observação microscópica não revelou pneumonia bronco-intersticial nem encefalite. Num 
animal positivo a antigénio viral observaram-se lesões no pulmão compatíveis com uma 
pneumonia de origem parasitária, o que corrobora as observações de necrópsia onde foi 
detectado um nível de parasitismo intenso no aparelho respiratório. Este quadro é 
frequentemente observado em animais infectados com Morbilivirus devido às características 
imunossupressoras da infecção (Kennedy, Smyth, Cush, McAliskey, McCullough, & Rima, 
1991) . 
 
As imunohistoquímicas realizadas não foram conclusivas pois não se validou o controlo 
negativo. Seria importante repetir o ensaio  para confirmar a presença do antigénio viral nos 
pulmões e no cérebro uma vez que estes são os órgãos onde é mais frequentemente 
encontrado – em 77% dos animais estudados por Domingo et al em 1992 detectaram 





O facto de os dados aqui utilizados resultarem de arrojamentos impede que estes sejam 
transpostos directamente para as populações e que sejam correlacionados com taxas de 
mortalidade (Gulland & Hall, 2007). No entanto, esta informação é a única disponível para 
avaliar a infecção por morbilivírus em animais de vida livre. 
A manutenção de registos actualizados que contenham todas as informações recolhidas e 
processadas destes animais vai possibilitar no futuro a análise comparativa destes dados, 
podendo acrescentar valor às informações obtidas, à semelhança do que ocorreu no golfo de 
Valência e em outras zonas do Mediterrâneo (Raga, et al., 2008 e Di Guardo, 2008). 
É de referir que um dos animais positivos a antigénio é um animal da espécie Globicephala 
melas (baleia piloto) que tem sido apontada como um possível reservatório do vírus. Este 
animal apresentava indícios de interacção humana e não apresentava sinais de doença, apesar 
de se encontrar num estado de decomposição moderada o que dificultou as observações. Em 
estudos anteriores, a prevalência de baleias-piloto arrojadas seropositivas era de 93% (Barrett, 
Blixenkrone-Moller, Di Guardo, Dorring, & Duignan, 1995). 
Neste trabalho, apenas 1 baleia piloto foi seropositiva em 4 amostras, mas, mais uma vez, 
temos de ter em conta a especificidade e sensibilidade do teste utilizado. 
Em 2007, quando ocorreu o surto de morbilivírus em riscado, houve também um pico de 
mortalidade em baleias-piloto que foi associado ao vírus, levantando a hipótese de 
transmissão interespécie uma vez que os vírus eram geneticamente semelhantes (Férnandez, 
A. et al 2008). 
 
Estes dados levantam novas questões cujas respostas podem ajudar a compreender a ecologia 
deste vírus. O facto de Portugal ser um país que fica junto ao Mediterrâneo e que é banhado 
em todas as suas costas pelo oceano Atlântico faz com que seja muito importante perceber se 
o vírus que infecta os animais nesta área (Atlântico este) é o mesmo que causa epidemias na 
zona do Mediterrâneo, uma vez que estudos anteriores sugerem haver algum grau de 
isolamento entre as duas populações (Bourret, Mathias, & Crouau-Roy, 2007 e García-
Martinez, Moya, Raga, & Latorre, 1999). 
Em 2008, Raga e colaboradores salientaram o facto de as epidemias de 1990-92 e 2007 terem 
tido início no oeste do Mediterrâneo, próximo do Estreito de Gibraltar, onde o contacto com 
animais infectados do Atlântico pode ter ocorrido. Assim, a pergunta que se impõe neste 
momento é qual a fonte de infecção para estas populações e qual a ligação entre os surtos de 




salientando que um dos golfinhos riscados positivo a morbilivírus arrojou em Maio de 2007, 
antes do pico de mortalidade que se detectou em Valência em Julho. 
Além dos efeitos devastadores das epidemias de morbilivírus, responsáveis pela morte de 
milhares de cetáceos entre 1990-1992, um novo estudo vem alertar para as consequências que 
se seguem a surtos de morbilivírus. 
Depois da primeira epidemia foram encontrados animais com infecções por morbilivírus que 
estavam limitadas ao sistema nervoso central, com sinais semelhantes aos de panencefalite 
esclerosante subaguda ou de encefalite do cão velho, à semelhança do que ocorre com o MV e 
o CDV, e o mesmo ocorreu após a epidemia de 2007 (Soto, et al., 2011). Esse estudo refere 
ainda que a infecção por DMV no sistema nervoso é a principal causa de morte e arrojamente 
de golfinhos riscados no Mediterrâneo nos anos que se seguiram aos surtos, podendo os seus 
efeitos nefastos sobrepor-se até aos da epidemia, de 2007 (Soto, et al., 2011). 
No trabalho aqui apresentado os três animais positivos foram em amostras de pulmão em dois 
casos e de pulmão e cérebro noutro caso. Esta informação exclui estes animais da situação 
apresentada anteriormente, em que a infecção se encontra apenas no sistema nervoso. 
 
No futuro seria interessante alargar o rastreio a mais amostras e desenvolver um real time RT-
PCR, com maior sensibilidade. Seria também importante avaliar geneticamente as amostras 
positivas, nomeadamente a sequência nucleotídica do gene N e P e determinar se o vírus 
detectado nestes animais é o mesmo que circula no Mediterrâneo, porque as informações 
disponíveis na bibliografia (Raga, et al., 2008 e Taubenberger, et al., 2000) avaliam estas 
regiões genómicas virais, para aferir proximidade filogenética. O desenvolvimento de uma 
ELISA específica para DMV seria igualmente interessante uma vez que as informações 
acerca de prevalência de seropositivos ao longo do tempo podem ser cruciais para a previsão 
de novos surtos. 
A existência de surtos de morbilivírus em golfinhos riscados no Atlântico não pode ser 
descartada, tendo em conta o que ocorre nesta espécie no Mediterrâneo. Os picos de 
mortalidade observados no Mediterrâneo (Aguilar, 1990 e Raga, et al., 2008) que resultaram 
na detecção das epidemias de morbilivírus não se observam com tanta intensidade na nossa 
costa, talvez devido às características do Atlântico e do Mediterrâneo, que provocam padrões 
de arrojamento diferentes. 
 
O estudo interdisciplinar destes animais abre portas a um conhecimento mais profundo acerca 




números das populações do Atlântico é igualmente importante uma vez que estes dados se 
podem cruzar com dados serológicos, permitindo uma avaliação epidemiológica rigorosa. 
A importância deste vírus, enquanto agente infecciosos, faz com que o seu estudo seja crucial 
para a tomada de decisões no que diz respeito à conservação de cetáceos, uma vez que pode 
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Anexo 1 – Ficha de biometria de cetáceos utilizado em todas as necrópsias.  
ESPÉCIE  CÓDIGO:  
Data:  LAT:_______________LON:________________ 
Local:  
Estado do corpo _________(1-vivo; 2-fresco; 3-decomposição moderada (inchado, pele a sair, 
órgãos reconhecíveis); 4-decomposição avançada; 5 – restos) 
Peso:__________Kg Sexo: Macho      Fêmea     Impossível determinar  
Estado nutricional: se o animal estiver inchado anotar 
 Bom aspecto     Moderado     Magro     esquelético      
outro___________________________ 
Estado da epiderme: Completa;     Incompleta;      Outro:_______________________ 
Espessura da camada adiposa (mm): 1: zona dorsal; 2: zona ventral 
a1:______; b1:_____; c1:______ a2:______; b2:_____; c2:______ 








LOCALIZAÇÃO DO ANIMAL QUANDO ENCONTRADO 
Sol  Exposto ao sol  À sombra   Estado do tempo  
Mar  Na rebentação  Acima da rebentação   Estado mar  
Praia  Areia  Seixo  Pedra Estado da maré  
 



















Max.sup.esq.  Max.sup.dir.  
N.º sulcos ventrais 
(contados entre as 
barbatanas peitorais) 
 Max.inf.esq.  Max.inf.dir.  
N.º e localização de dentes partidos: 






Anexo 2 – Ficha de recolha de amostras que é utilizada como guia de recolhas para 













Anexo 3 – Ensaios realizados às amostras de macerados de pulmão dos 37 cetáceos 
analisados por ELISA para detecção de anticorpos anti-CDV. 
 
 
Tabela 1 - Resultados do teste ELISA anti-CDV (Ingezim) realizado a 12 amostras (cutt-
off= densidade óptica do Controlo Positivo X 0,2 = 0,324). 
C+ 1.621 SC/26/07 1:2 0.152 
C- 0.049 SC/159/11 1:2 0.166 
Lobo N 2.205 SC/257/11 1:2 0.335 
Suíno 1:2 0.063 GM/35/08 1:2 0.172 
SC/94/04 1:2 0.135 GM/42/08 1:2 0.056 
SC/13/07 1:2 0.399 GM/19/09 1:2 0.575 
SC/15/07 1:2 0.089 GM/47/09 1:2 0.089 
SC/21/07 1:2 0.074 MMi/31/11 1:2 0.06 
 
 
Tabela 2 - Resultados do teste ELISA anti-CDV (Ingezim) realizado às restantes 
amostras (n=26) (cut off = densidade óptica do Controlo Positivo x 0,2 = 0,343). 




0.164 DD/199/11 1:2 0.011 




0.081 DD/250/11 1:2 0.009 




0.125 PP/253/11 1:2 0.185 





































Tabela 3 - Teste de ELISA anti-CDV (Ingezim) realizado a amostras previamente testadas (positivas 
a 1:2) em três diluições e às restantes 9 consideradas para repetição (cut off = densidade óptica do 
controlo positivo = 0,4). 
 













































































Anexo 4 – Resumo da comunicação científica apresentada no Congresso Microbiotec’11 
de 1-3 de Dezembro na Universidade do Minho e comprovativo de aceitação. 
 
Dolphin morbillivirus in Portugal: first report in stranded cetaceans 
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Dolphin morbillivirus (DMV) and Porpoise morbillivirus (PMV) are members of the subfamily 
Paramyxovirinae, family Paramyxoviridae. These viruses are important pathogens of cetaceans, 
causing serious respiratory and central nervous system infections, leading to stranding and death. 
Since 1987 DMV and PMV are responsible for several epidemics in cetacean populations worldwide 
[1]. 
To date no information regarding the presence of these viral pathogens in stranded cetaceans in the 
coast line of Portugal is available. Due to the pathogenic impact of DMV a molecular survey was 
conducted for detection of viral RNA from biological materials of stranded cetaceans available 
through the National Marine Mammal Stranding Network and through the CRAM-Q - Quiaios Marine 
Animal Rehabilitation Centre, Portugal. 
Lung and brain samples (n=40) were collected between 2004-2011 from 25 Delphinus delphis (Dd), 4 
Globicephala melas (Gm) and 8 Stenella soeruleoalba (Sc), 2 Phocoena phocoena (Pp) and 1 
Mesoplodon mirus (Mm). After total RNA extraction the samples were screened by conventional one 
step RT-PCR. The primers targeting a 550bp fragment included in the M gene of the DMV/PMV 
genome were chosen by the Primer designing tool available through 
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-blast/. The expected amplicon was detected in the lung 
samples of two Sc and one Gm, collected in 2007, 2011 and 2008 respectively. After sequencing its 
specificity was confirmed against the NCBI nucleotide database 
(http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi) sharing 99% homology with the two available sequences of 
DMV M gene. 
Our results confirmed the presence of DMV RNA in samples collected from stranded cetaceans which 
may indicate subclinical infection of these animals. Interestingly one Gm (2008) was found positive 




of this finding emphasizes the need for a more thorough investigation regarding the virus temporal 
pattern in Atlantic waters and its potential correlation to the occurrence of past and future epizootics 
of the disease [3]. 
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